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La limpieza es una etapa fundamental en la conservación y mantenimiento del 
patrimonio cultural. El criterio indispensable es que sea altamente efectiva en la 
remoción de depósitos no deseables y a la vez debe resultar selectiva sin producir 
modificaciones en el soporte [1]. 
El objetivo de este trabajo es proponer un nuevo protocolo de limpieza de superficies 
de manera sencilla y efectiva, utilizando hidrogeles generadores de películas. 
Se propone un nuevo enfoque ambientalmente amigable utilizando hidrogeles 
preparados con agar y pectina en distintas proporciones para preparar películas aptas 
para la limpieza. 
El agar y la pectina son polisacáridos solubles en agua capaces de generar redes 
tridimensionales que producen geles físicos termorreversibles. 
Se obtuvieron los ángulos de contacto entre los hidrogeles y las placas de yeso 
preparadas como modelo del soporte a limpiar, a modo de evaluación de la afinidad 
entre la superficie a tratar y la película polimérica. 
A fin de caracterizar la efectividad de la metodología propuesta y evaluar el posible 
daño ocasionado luego de retirar las películas formadas in situ, se analizaron 
micrografías de barrido electrónico (SEM) en películas solas y después del contacto 





 El agar fue descubierto en Japón a mediados del siglo XVII. El nombre 
tradicional japonés para este producto es “Kanten”. La palabra agar o agar-agar, que 
es utilizada actualmente, procede del malayo, y significa jalea. En el siglo XIX, los 
emigrantes chinos llevaron a Malasia el producto japonés, adaptando a él el nombre 
de “agar-agar”. 
 
 Este polímero está constituido por una mezcla de dos polisacáridos: la 
agaropectina y la agarosa. Se obtiene de la pared celular de varias especies de algas 
rojas de los géneros “Gelidium, Euchema y Gracilaria”, entre otros [2].  La agarosa, 
fracción gelificante, es una molécula lineal neutra, esencialmente libre de sulfatos, que 
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consiste en cadenas repetidas de unidades alternadas β-1,3 D-galactosa y α-1,4 3,6-
anhidro-L-galactosa. La agaropectina, fracción no-gelificante, es un polisacárido 
sulfatado (3% - 10% de sulfato) compuesto de agarosa y porcentajes variados de éste, 
ácido D-glucurónico y pequeñas cantidades de ácido pirúvico [3]. 
 
 El agar tiene numerosas aplicaciones debido a sus propiedades gelificantes; en 
biología se lo utiliza en la preparación de medios de cultivo [4], en química, en el 
armado de puentes salinos de celdas galvánicas [5]; en la industria farmacéutica, en la 
elaboración de cápsulas para la liberación controlada de drogas [6] y en la industria 
alimenticia como agente espesante [1]. Cuando se calienta una suspensión acuosa de 
agar a más de 80ºC, se forma una estructura helicoidal, que se reordena 
progresivamente y gelifica durante el enfriamiento, a menos de 40ºC. Estos geles 
termorreversibles, se caracterizan por tener cadenas de doble hélice con interacciones 
puente hidrógeno [7]. Las terminaciones de las cadenas permanecen en forma de 
hélice, y son capaces de unirse a otros restos terminales y formar un retículo 
tridimensional [8]. 
 
 La microestructura resultante tiene un alto nivel de ordenamiento, con gran 
número de poros, los cuales presentan una distribución de tamaño homogénea, 
favoreciendo la retención de agua [9]. Cuando se aplica el agar como “compresa” 
acuosa, sobre un material de yeso o de piedra con depósitos solubles, se favorece la 
disolución de los mismos logrando su remoción de la superficie a limpiar. 
 
La pectina es un heteropolisacárido complejo, que se encuentra principalmente 
en las paredes celulares de la mayoría de las plantas. Está formado por un esqueleto 
compuesto por uniones (1 → 4) de ácido α-D-galaturónico, donde algunos de los 
cuales están metil-esterificados naturalmente [10] y  posee, además, residuos de (1 → 
2) α-L- ramnosa. 
 
Las formulaciones con películas poliméricas frecuentemente requieren del 
agregado de un agente plastificante, a fin de disminuir la fragilidad y, a su vez, de 
permitir su fácil remoción del soporte [11]. Las moléculas de plastificante producen una 
disminución de las fuerzas intermoleculares a lo largo de las cadenas del polímero, 
mejorando las propiedades de flexibilidad, extensibilidad, dureza y resistencia a la 
ruptura de los films y además, de producir una disminución a la resistencia mecánica y 
a las propiedades de barrera [12]. 
 
Los plastificantes más utilizados en la elaboración de películas son los polioles, 
por ejemplo, el glicerol, sorbitol, y polietilénglicol; mono y di-oligosacáridos; lípidos y 
sus derivados [13]. 
  
En este trabajo se evalúa la influencia de la composición polimérica de 
películas preparadas con mezclas de agar-pectina aplicables a la limpieza de 
esculturas realizadas en yeso, a través del análisis de microscopía SEM y la medición 












MATERIALES Y METODOLOGÍA 
 
Características de los Materiales 
 
Materiales y Reactivos:  
 
Para la elaboración de las muestras de yeso sobre las que se ensayaron las 
películas se utilizó Yeso París (Pescio ®, yesos dentales). 
 
Las películas se prepararon con Agar bacteriológico, (Laboratorios Britania, 
Argentina) y pectina cítrica, (DGM – Materias Primas y Aditivos para la Industria 
Alimentaria). 
 
El plastificante seleccionado es la glicerina 87% (Laboratorios Cicarelli, 




I) Preparación de las placas de yeso 
 
Se prepararon placas de yeso de 5 cm de diámetro con un espesor de 0,7±0,2 
cm, utilizando como molde placas de Petri. 
 
El secado de las placas se realizó en una cámara cerrada a temperatura 
ambiente hasta peso constante antes de utilizarlas en los ensayos correspondientes. 
No se utilizó secado en estufa, para evitar la calcinación del sulfato de calcio que 
ocurre a una temperatura próxima a 100ºC lo que ocasionaría la alteración del material 
por deshidratación molecular. 
 
Las placas de yeso fueron sometidas a dos tratamientos diferentes: 
 
I) Yeso tipo 1: las muestras se guardaron en desecador, para evitar cualquier 
posible contaminación. 
 
II) Yeso Tipo 2: las muestras se colocaron a la intemperie durante 96 horas de 
manera de ser sometidas a los efectos de la polución ambiental 
 
II) Preparación de las películas poliméricas 
 
            Se prepararon los geles disolviendo en agua suficiente cantidad de agar y 
pectina de manera de obtener películas con una proporción de agar:pectina entre 
100:0 y 25:75. Se utilizó en  todos los casos glicerol como agente plastificante. 
 
Una vez obtenido el material polimérico en fase gel, se lo dispensa sobre las 
placas de yeso donde se forma la película in situ por el método de “casting” y 
evaporación de solvente.  
 
III) Microscopía electrónica de barrido (SEM) 
 
              La microscopía electrónica de barrido proporciona información morfológica y 
topográfica sobre la superficie de la muestra y permite obtener una imagen 
tridimensional de la superficie de la misma. Para ello se trabaja enfocando y barriendo 




               La observación de las muestras se realizó en un microscopio electrónico de 
barrido (SEM) Karl Zeiss NTS SUPRA 40, usando un recubrimiento de oro. 
 
Para evaluar la acción de las películas sobre ambos tipos de sustratos, se 
aplicaron los geles y se dejaron actuar durante 30 minutos. Una vez retirada la película 
se utilizó SEM sobre ella, para evaluar la presencia de cristales de yeso, a modo de 
evaluación del daño estructural ocasionado por la acción de limpieza, y además si 
hubo remoción de suciedad depositada sobre el soporte. 
 
IV)  Medición de los ángulos de contacto 
 
Las medidas de los ángulos de contacto indican el grado de mojabilidad 
cuando un líquido interactúa con un sólido. Ángulos de contacto pequeños (menores 
de 90°), corresponden a alta mojabilidad, y ángulos de contacto grandes, (mayores de 
90°), corresponden a baja mojabilidad. 
 
Se realizaron las mediciones de los ángulos de contacto para cada una de las 
formulaciones propuestas sobre las placas de yeso tipo 1. 
 
Las fotografías de las gotas se tomaron con una cámara Nikon D80. El 
software utilizado para medir los ángulos fue Image J, utilizando el plugin “drop-
analysis”. 
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
           Los resultados obtenidos con la Microscopía Electrónica de Barrido sobre las 
películas aplicadas en las muestras de Yeso Tipo 1 (izquierda)  y 2 (derecha), se 
pueden observar en las Figuras 1 a 6. La Magnificación utilizada es de 5 K X, excepto 




Figura 1 SEM de película de Agar-Pectina 




Figura  2  SEM de película de Agar-Pectina 







Figura 3 SEM de película de Agar-Pectina 





Figura 4 SEM de película de Agar-Pectina 




Figura 5 SEM de película de Agar-Pectina 
75:25 sobre yeso tipo 1.  
 
 
Figura  6 SEM de película a Agar-Pectina 75:25 






Figura 7 SEM de película de Agar-Pectina 




Figura 8 SEM de película de Agar-Pectina 




Se observa que la composición correspondiente a la mezcla 75:25 produce un 
desprendimiento de cristales del sustrato una vez removida la película. 
Se midió la evolución del ángulo de contacto, en función del porcentaje de 
pectina, a distintos tiempos: 0, 20, 40, 60 y 80 s, obteniéndose los resultados que se 
presentan en la Figura 9. 
Se determinó que la mezcla polimérica con mejor propiedad de mojado 
corresponde a  un 50 % m/m de pectina a los 50 minutos de aplicación del hidrogel. 
























Figura 9: dependencia del ángulo del contacto en función de la composición de la 
mezcla polimérica a distintos tiempos  
 
CONCLUSIONES 
 Todas las mezclas poliméricas permitieron la formación de la película en 
aproximadamente 30 minutos.  
Se verificó que el ángulo de contacto decrece con el incremento del tiempo de 
aplicación para todas las composiciones ensayadas. 
El agregado de pectina hasta un 50 % m/m mejora significativamente  la 
mojabilidad del hidrogel, registrándose el menor ángulo de contacto con la 
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mencionada composición (Figura 9). Por otro lado, se observó que la incorporación de 
pectina aumenta el tiempo de formación de la película sobre la superficie de yeso. 
La microscopía de barrido electrónico indica que la composición Agar-Pectina 
75:25, resulta ser poco conveniente para ser utilizada como método de limpieza, 
debido a que remueve parte del soporte, puesto que se observan cristales de sulfato 
de calcio en la película removida (Figura 6). 
De acuerdo con los datos obtenidos, las composiciones más apropiadas para 
remover depósitos son: Agar-Pectina 25:75 y Agar-Pectina 50:50, considerando que 
ambas tienen una buena mojabilidad y a la vez, no dañan la superficie. 
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